


















Simple  Summary:  In  aquatic  ecology  research  studies  commonly  employ  a  tagging  technique 



























































genic  lines, and their genetic similarity to humans  [14–17]. The  increased popularity of 
specific  genetic  modification  techniques,  such  as  CRISPR‐Cas9,  has  also  mean  that 
zebrafish have become the organism of choice in large‐scale genetic studies [12,17]. 




are  typically  involved  in handling and moving  fish on a regular basis. This, combined 
with the nervous behaviour of zebrafish (i.e., jumping), can increase the chances for acci‐
dental mixing of different genetic  lines. Considering  these  factors,  it  is  surprising  that 
methods to identify individuals or groups of zebrafish are still not well developed or uti‐
lised. Some facilities have begun to implement methods to aid the recognition of individ‐
ual  fish [18],  including passive  integrated  transponder tags (PIT‐tag)  [19], p‐Chips tags 



































Although  the  capacity  for  fish  to  perceive  pain  has  been  questioned  in  the  past 
[50,51], there  is an accumulation of experimental evidence suggesting that, similarly to 
mammals,  fish possess nociceptors which can detect noxious  (painful)  stimuli  [52–60]. 







not  to detect pain,  then appropriate analgesia should be applied  to minimise potential 

















cient, but  that  researchers  should also  consider  the way an animal physiologically  re‐
sponds to anaesthesia. The use of an inadequate anaesthetic protocol can cause stress and 
mortality  in  fish  colonies,  compromise  animal welfare,  and  affect  scientific  outcomes 
[45,46]. Differential responses to anaesthesia among fish species can also be problematic 
[71], or even among individuals of same species, depending on age, size, metabolic state, 
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In mid‐2017,  a  second  population was  established  consisting  of  semi‐wild  adult 
zebrafish sourced from a fish farm in Singapore. Two subsets of adults were established 
from this population (FFA1 and FFA2). Another small subset of adults was used for breed‐
ing, producing a new  in‐house bred offspring generation  (FF0) and a year  later, an F1 
generation (FF1). In the fish facility at University of Glasgow, two separate rooms have 
been dedicated to house the zebrafish populations. The rooms have slightly different fea‐













Water temperature  26.0–28.5 °C  26.5–27.5 °C  26.0–28.5 °C 
pH  7.0–7.5  7.0–7.5  7.0–7.5 
Conductivity  ~400 μS  ~200 μS  ~200 μS 
NO2  <0.05 mg/L  <0.04 mg/L  <0.06 mg/L 
NO3  <15 mg/L  <10 mg/L  <15 mg/L 





















Adult fish‐holding density  5 fish/L  1–2 fish/L  3–6 fish/L 
Light cycle  13 h L: 11 h D  13 h L: 11 h D  13 h L: 11 h D 
ND: no data. 
2.2. VIE Tagging 









orange) were used  to  identify  the most visible prominent  tags against  the  skin of  the 
zebrafish. For anaesthesia, we used a one‐step anaesthesia set‐up, in accordance with gen‐
eral zebrafish anaesthesia guidelines, with the use of 130–140 mg/L dose and a buffered 
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licence to allow the use of sedation instead of complete anaesthesia for tagging (with a 
dosage of 60–80 mg/L MS‐222). At this  level the fish did not  incur the complete  loss of 
equilibrium but were sufficiently inactive to allow successful tagging. Additional changes 

















generator  software  (SalaMarker,  developed  in  the Williams  Lab—Purdue University, 









colours  code  to  identify on  family and  individual  level. The same  four previously de‐
scribed dorsal positions were used. Population 2 consisted of 720 individuals only tagged 








FF0, with  two populations. One population consisted of 500  individuals  tagged with a 















































































































more  tags  per  individual) within  a  certain measured  timeframe  (generally  over  5–8 
months—dependent of study length). All information on injection site healing and disease 










tions  stated on  the official  tagging manual) and  in  some zebrafish VIE  related papers 





































































































































months  later). Tag retention was high  (circa 98–99%) with only around six  individuals 




































































wild‐caught  fish population  (WP, WF1). Some  fish exhibited negative responses  to  the 
tagging, such as showing oedema (at the site of tags) and signs of infection and disease. 
Because  fish are  in direct contact with  their aquatic environment, any epithelial  tissue 




crease  in granulocyte:lymphocyte ratio—G:L)  in  the  fish  [44]. Given  that  immune sup‐
pression  is known to lower resistance to disease [78–80], it  is possible that VIE tagging 
may have a negative effect on the health of the fish, causing distress and  lasting harm. 



































in  fish  [41].  It also has been shown  that MS‐222 can have negative effects on zebrafish 
specifically, depending on  the dosing,  the exposure  time, and on  individual sensitivity 
(different sexes and age groups may react differently) [39,40,72]. Alternative anaesthetic 



























drug,  reducing  the  effects  of  potentially  painful  stimuli  in  both  juvenile  and  adult 




1% Melaleuca) and Stress & Coat  (active  ingredients 10% Aloe Vera and 1% PVP‐I)  to 
increase the healing process after the caused tissue damage in the tagging method. Be‐

































































suggestions  in the  investigation process  for the  tagging method. We also thank  four anonymous 
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